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Abstract: During senescence, chlorophyll is broken down to a set of structurally similar, but distinct
linear tetrapyrrolic compounds termed phyllobilins. Structure identification of phyllobilins from over a
dozen plant species revealed that modifications at different peripheral positions may cause complex phyl-
lobilin composition in a given species. For example, in Arabidopsis thaliana wild-type, eight different
phyllobilins have structurally been characterized to date. Accurate phyllobilin identification and quantifi-
cation, which classically have been performed by high performance liquid chromatography (HPLC) and
UV/vis detection, are, however, hampered because of their similar physiochemical properties and vastly
differing abundances in plant extracts. Here we established a rapid method for phyllobilin identification
and quantification that couples ultra-HPLC with high-resolution/high-precision tandem mass spectrom-
etry. Using Arabidopsis wild-type and mutant lines that are deficient in specific phyllobilin-modifying
reactions, we identified a total of 16 phyllobilins, among them two that have not been described be-
fore in Arabidopsis. The single and collision-induced dissociation tandem mass spectrometry data of
all 16 Arabidopsis phyllobilins were collected in a mass spectrometry library, which is available to the
scientific community. The library allows rapid detection and quantification of phyllobilins within and
across Arabidopsis genotypes and we demonstrate its potential use for high-throughput approaches and
genome-wide association studies in chlorophyll breakdown. By extending the library with phyllobilin
data from other plant species in the future, we aim providing a tool for chlorophyll metabolite analysis
as a measure of senescence for practical applications, such as post-harvest quality control.
DOI: https://doi.org/10.1111/tpj.13253
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During  senescence,  chlorophyll  is  broken  down  to  a  set  of  structurally  similar,  but  distinct  linear 
tetrapyrrolic compounds termed phyllobilins. Structure identification of phyllobilins from over a dozen 
plant  species  revealed  that  modifications  at  different  peripheral  positions  may  cause  complex 
phyllobilin  composition  in  a  given  species.  For  example,  in  Arabidopsis  thaliana  wild‐type,  eight 
different phyllobilins have structurally been characterized to date. Accurate phyllobilin identification 
and  quantification,  which  classically  have  been  performed  by  HPLC  and  UV/Vis  detection,  are, 





that  have  not  been  described  before  in Arabidopsis.  The  single  and  collision‐induced  dissociation 
tandem  mass  spectrometry  data  of  all  16  Arabidopsis  phyllobilins  were  collected  in  a  mass 
spectrometry library, which is available to the scientific community. The library allows rapid detection 
and quantification of phyllobilins within and across Arabidopsis genotypes and we demonstrate  its 
potential use  for high  throughput approaches and genome‐wide association  studies  in  chlorophyll 
breakdown. By extending the library with phyllobilin data from other plant species in the future, we 






senescent  Arabidopsis  thaliana  leaves.  A  freely  available  library  currently  containing  the  MS/MS 

















capacity  together with  the dismantling of  the photosynthetic  apparatus  at  this  stage would  leave 











the  structure  of  a  first  degradation  product  of  chlorophyll  from  barley with  a  linear  tetrapyrrole 
backbone was determined by mass  spectrometry  (MS) and 1‐ and 2‐dimensional NMR  techniques 
(Kräutler et al. 1991). Since  then, more  than 40  (final)  linear  tetrapyrrolic degradation products of 



















oxidative  C1  deformylation  yields  (C1,19‐)  dioxobilin‐type  catabolites,  termed  dioxobilin‐type 
nonfluorescent  chlorophyll  catabolites  (DNCCs)  (Figure  1).  While  different  plant  species  produce 
chlorophyll  catabolites  of  only  one  of  the  two  subgroups,  others  like,  for  example,  Arabidopsis 
accumulate both DNCCs and NCCs simultaneously. C1‐deformylation in Arabidopsis is catalyzed by the 
cytochrome  P450  monooxygenase  CYP89A9,  whose  activity  accounts  for  more  than  90%  of  the 
phyllobilins  accumulating  in  this  species  during  senescence  (Christ  et  al.  2013).  In  most  cases, 
phyllobilins accumulate inside the vacuole (Hinder et al. 1996, Matile et al. 1988) as nonfluorescent 
catabolites (DNCCs or NCCs) that are derived from respective fluorescent precursors (DFCCs or FCCs) 
by non‐enzymatic  isomerization  caused by  the acidic nature of  the vacuolar  sap  (Oberhuber  et  al. 
2003). Thus,  fluorescent breakdown  intermediates  (derived  from pFCC) are the products of several 
further  modification  reactions  that  are  known  to  occur  during  chlorophyll  breakdown  and  that 
ultimately give rise  to  the great variety of structurally distinct phyllobilins  found  in plants. Most of 
these modifications happen in the cytosol and occur at five different (peripheral) positions within pFCC. 
Except  for  a hydroxylation of  the C32‐ethyl  side  chain, which  seems  to be  common  to  all  species 
investigated to date, other modifications occur in a species‐specific manner, resulting in a defined set 
of phyllobilins that occur within one species. These modifications include O84‐demethylation, C32‐OH 
group  glucosylation  and/or  malonylation,  C18‐vinyl  group  dihydroxylation,  C2  and  C4 
hydroxymethylation  and  esterification  of  the  C123  moiety  with  different  alcohols  (Christ  and 
Hörtensteiner 2014, Kräutler 2014, Süssenbacher et al. 2014). Depending on the number of modifying 






In  the  past,  phyllobilin  analysis  was  mainly  performed  by  classical  high  performance  liquid 
chromatography  (HPLC)  and phyllobilin  identification was often based on UV/Vis  spectra  that  are 
typical for different classes of (fluorescent and nonfluorescent) phyllobilins (Christ and Hörtensteiner 
2014,  Kräutler  2014).  Once  manually  identified,  selected  and  isolated  compounds  were  then 
structurally characterized by MS and/or NMR techniques. Efficient phyllobilin analysis was and still is 






some phyllobilins only occur  in  trace amounts  thereby escaping  their spectra‐based detection. The 
increasing availability of  liquid chromatography  (LC)‐MS‐based  instruments  that combine ultra‐high 
performance liquid chromatography with mildly‐ionizing electrospray ionization (ESI) and sensitive and 
highly  accurate  mass  spectrometers  started  to  advance  the  analysis  of  chlorophyll  breakdown 
significantly (Rios et al. 2014a, Rios et al. 2014b, Rios et al. 2015). Thus, the aim of this work was to 
develop an LC‐MS platform that allows the rapid and reliable detection, automatic identification and 
quantification  of  phyllobilins  within  complex  metabolite  extracts.  Using  this  technology,  we  have 
identified 16 Arabidopsis phyllobilins, two of which have not been described to date, and characterized 







the platform can be used  for  identifying  ‘Arabidopsis‐like’ chlorophyll catabolites  in different plant 









thaliana), the type of catabolite  (e.g. NCC or DNCC) and an  index, which  is based on peak order or 
relative  retention  under  standard  reversed‐phase  HPLC  (Ginsburg  and  Matile  1993,  Kräutler  and 
Hörtensteiner 2013). Here, we  introduce an alternative nomenclature, which  indicates  the  type of 
catabolite (DNCC or NCC) followed by its monoisotopic molecular mass [M], but ignores the plant origin 
of  the  phyllobilins  (see  Table  1  and  below).  Extracts  of  green  and  senescent  Col‐0  leaves  were 
compared using LC‐ESI‐MS  in the positive  ion‐mode (Figure 2). Base peak chromatogram (BPC) and 
extracted  ion  chromatogram  (EIC)  analysis  indicated  the  likely presence of pseudo‐molecular  ions 
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[M+H]+  for  all  seven  known  non‐isomeric  Arabidopsis  phyllobilins  within  senescent  samples.  The 
absence of these peaks from green tissues indicated phyllobilins to be specific to senescent leaves and 
to produce  the most  intense MS‐ions using our experimental  set‐up. To confirm  their  identity, we 
performed data‐dependent MS/MS experiments on individual precursor ions. As shown in Figure 3a 
for DNCC_618, the most abundant phyllobilin in Col‐0 (see Figure S1 for the MS and MS/MS data of all 









































lines.  As  expected,  cyp89a9‐1  did  not  produce  dioxobilin‐type  catabolites  (Table  1),  but  instead 
accumulated high amounts of  respective NCCs  (Christ  et  al. 2013) and all phyllobilins  identified  in 
mes16‐1 possessed an intact C82‐carboxymethyl ester. 
As described above for Col‐0, extraction of MS/MS‐based characteristic NLCs and EICs and subsequent 
full MS/MS analysis allowed  the  identification of one novel phyllobilin  in mes16‐1, DNCC_794  that 
corresponds to the respective demethylated wild‐type catabolites,  i.e. DNCC_780 (Tables 1 and S1; 





causing  the  accumulation of  relatively high  amounts of  fluorescent  catabolites during  senescence 
(Christ et al. 2012). As several of the phyllobilins detected here occurred as isomers with different LC 
retention  times  (Figure  S2),  it  seemed possible  that  these  represented  respective  (D)FCC  isomers. 
However, this was not restricted to MES16‐deficient lines. In addition, under the acidic extraction and 
LC‐MS conditions used here (see Experimental Procedures) fluorescent catabolites were most  likely 
rapidly converted  to  their  (isomeric) nonfluorescent products.  In  line with  this, as an example,  the 
retention time of the most abundant isomer of NCC_806, a phyllobilin present in all four investigated 
lines (Table 1), was unaltered  in all  lines (Figures 2 and 4; see Figure S2, for respective EICs), while 
under  standard  (neutral) HPLC  conditions,  fluorescent  catabolites  have  shifted  retention  times  as 
compared  to  their nonfluorescent counterparts  (Christ et al. 2012). Thus,  the nature of phyllobilin 












of  phyllobilins  is  known,  we  reasoned  to  compare  UV/Vis‐  with  ion  intensity‐based  quantities  of 
phyllobilins in different mutant backgrounds that are not compromised in chlorophyll breakdown per 
se.  
Firstly,  high‐resolution/high‐precision  MS  and  MS/MS  data  for  the  16  Arabidopsis  phyllobilins 
described  above were  compiled  into  a mass  spectral  library  using  LibraryEditor  and DataAnalysis 
(Bruker Daltonics, Bremen, Germany). Subsequently, LC–MS data acquired in data‐dependent MS/MS 


















from Col‐0  (that does not  form NCC_644).  Figure  S4a  shows  that  ion  intensity of  the  standard  is 
unchanged upon addition of Arabidopsis plant extracts, indicating that ion suppression does not occur 















The  Arabidopsis  phyllobilin  MS  library  that  contains  the  spectral  data  analyzed  here  and  the 












glucosylated  phyllobilins  accumulate  in  different  amounts.  We  further  investigated  the  library’s 
capacity in identifying phyllobilins in plant species, such as Brassica napus (canola), Spinacia oleracea 















Chlorophyll breakdown  is the most obvious sign of  leaf senescence, but  is also relevant during fruit 
ripening, seed maturation and desiccation in resurrection plants (Christ et al. 2014, Guyer et al. 2014, 
Moser et al. 2008a, Müller et al. 2007, Nakajima et al. 2012). In all plant species investigated so far, 
chlorophyll  breakdown  yields  structurally  similar  linear  tetrapyrroles,  now  termed  phyllobilins 






storage  within  senescing  cells  (Oberhuber  et  al.  2003).  Exceptions  are  persistent  so‐called 
hypermodified  FCCs  identified  in Musa  acuminata  and  S.  wallisii  that  are  conjugated  at  C123,  i.e. 
modifications that abolish their isomerization to NCCs (Banala et al. 2010, Kräutler et al. 2010, Moser 
et al. 2009). Isomerization was also shown to be slower in O84‐methylated phyllobilins compared to 
respective  demethylated  ones,  causing  rather  high  accumulation  of  fluorescent  phyllobilins  in 
Arabidopsis  mes16‐1  mutants  that  are  deficient  in  the  O84‐methylesterase  (Christ  et  al.  2012). 
Nevertheless,  the  data  presented  here  for  Arabidopsis  (which  does  not  form  hypermodified 
catabolites)  indicate  that  under  the  acidic  extraction  and  LC‐MS  conditions  used,  fluorescent 
phyllobilins were (even in MES16‐deficient lines) rather rapidly converted to respective nonfluorescent 
isomers. 






hydroxymethylation were  considered  to  exclude  each other  (Süssenbacher  et  al. 2015).  Thus,  ten 
DNCCs and six NCCs with distinct molecular constitution were expected to be present  in senescent 
Arabidopsis  leaves. The LC‐MS platform presented here  is able  to  identify all  these 16 phyllobilins, 
whereby  compounds  with  identical  molecular  composition  (three  DNCC_632  and  two  DNCC_646 
isomers) can be distinguished by their MS/MS fragmentation patterns. For the two novel glucosylated 












in  identifying  known  and  novel  ‘Arabidopsis‐like’  phyllobilins  in  other  plant  species.  This  included 
spinach  and  pear,  which,  because  of  the  distinct  stereospecificty  of  their  RCCRs  (Kräutler  2014, 
Oberhuber et al. 2001), produce the C16 epimers of the respective Arabidopsis phyllobilins.  
State‐of‐the‐art  quantification  in  MS  studies  typically  uses  isotope  labelled  standards  for  each 
compound to be analyzed. Nevertheless, we choose to quantify phyllobilin abundance using one singly 
external  standard.  We  rationalize  this  strategy  as  follows:  (1)  phyllobilins  are  not  commercially 
available,  (2)  isolation of pure  compounds  is  tedious  and  at best possible  for  the most  abundant 
phyllobilins, but impossible for all, (3) isotope labelling would require an in vivo approach, likely causing 
ununiformed labeling, and (4) phyllobilins are not particularly stable in solution over long periods of 
time, which would  require  their  regular  isolation. Our  evaluation of quantification  using different 
mutants  that  produce  different  compositions  of  phyllobilins  (Figure  5)  and  spiking  the  external 
standard with  plant  extracts  (Figure  S4)  demonstrates  the  reliability  of  the  chosen  quantification 
method.  
The LC‐MS platform described here that combines ultra‐high performance liquid chromatography with 








established here, phyllobilin abundance can  rather  rapidly be quantified across many  samples and 





sources  not  studied  before  (Rios  et  al.  2015).  The  approach  applies  EIC‐based  screening  of  plant 
samples against an MS library (created ex professo) that contains the pseudo‐molecular masses of the 
20  (non‐isomeric) phyllobilins described  in  the  literature  to date. Compounds  that match a certain 





phyllobilins  in a given plant sample  in a single LC‐MS/MS run. Furthermore, structural  isomers,  like 






for  individual  phyllobilins  that  are  accessible  from  our  webpage 








































supernatants  were  transferred  to  LC  vials,  randomized  and  analyzed  by  LC‐MS.  Note  that  rapid 
























rate of 4  spectra  s‐1. Conditions  for MS/MS of  automatically  selected precursors  (data‐dependent 
MS/MS) were  set  as  follows:  threshold, 1000  counts;  active  smart exclusion  (5x);  active  exclusion 












MS/MS  spectra  from  known  and  newly  identified  phyllobilins.  This  library  was  further  used  in 
DataAnalysis to  identify and quantify phyllobilins from samples analyzed  in data‐dependent MS/MS 
mode  using  the  following  DataAnalysis  script:  Analysis.RecalibrateAutomatically, 
Analysis.FindMolecularFeatures,  Analysis.Compounds.Identify,  Analysis.Compounds.ApplyFilter, 
Analysis.Save, Form.close. This script allows to automatically recalibrate, group MS and MS/MS spectra 
into molecular  features  (FMF algorithm),  identify  and quantify phyllobilins  from multiple  samples. 
Parameters  for  identification  of  molecular  features  and  library  identification  are  part  of  the 
DataAnalysis  method  file  that  is  available  on  our  website 
(http://www.botinst.uzh.ch/research/physiology/horten/ms‐library.html).  The  compound  table 








were  converted  to  mzXML  format  using  the  program  MSConvert 
(http://proteowizard.sourceforge.net/pubs.shtml)  and  uploaded  to  the  XCMS  online  server 
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The PAO/phyllobilin pathway of chlorophyll breakdown  in Arabidopsis. Chlorophyll  is converted  to 
primary FCC, which after export from the chloroplast  is modified at different sites as shown. These 
modifications give rise to a variety of fluorescent phyllobilins (DFCCs and FCCs) that after import into 
the vacuole are  isomerized  to  respective DNCCs and NCCs. R1‐R3  indicate phyllobilin modifications 
according to Table 1. In primary FCC, pyrrole rings (A‐D) and relevant atoms are labeled. The types of 
modifications  and  the  known  enzymes  catalyzing  them  are  shown.  Question  marks  indicate  that 
enzymes  responsible  for  respective modifications  are  unknown. DFCC,  dioxobilin‐type  fluorescent 
chlorophyll catabolite; DNCC, dioxobilin‐type nonfluorescent chlorophyll catabolite; ER, endoplasmic 


























Phyllobilin  quantification.  (a) A  principle  component  analysis  illustrates  that metabolic  profiles  of 
senescent  leaves of wild‐type  (Col‐0) and different chlorophyll catabolic mutants are distinct.  (b‐d) 




LC‐MS analysis of phyllobilins  in different Arabidopsis ecotypes and other plant  species.  (a‐d) The 
Arabidopsis phyllobilin MS library created with the data of this work was used to quantify phyllobilin 
modifications  across  18 Arabidopsis  ecotypes. Data  are mean+SD  of  four  biological  replicates.  (e) 
Identification  of Arabidopsis‐like  phyllobilins  in  other  plant  species.  Extracted  ion  chromatograms 
(EICs) of phyllobilins identified in respective tissues are shown. Note that several phyllobilins detected 
in canola and spinach have not been described before in these species. Note also that spinach and pear 




















    measured  calculated R1 (C32)  R2 (O84)  R3 (C2/C4)         
DNCC_602  co  3co  603.2817  603.2813  C33H38N4O7  H  H  H  5.3  At‐DNCC‐45, At‐DNCC‐48  34.4  +  Süssenbacher et al. 2015 
DNCC_616  me  9me  617.2966  617.2970  C34H40N4O7  H  CH3  H  6.0  At‐mes16‐DNCC‐47  35.0  +  Süssenbacher et al. 2014 
DNCC_618  co  1co  619.2756  619.2762  C33H38N4O8  OH  H  H  3.1  At‐DNCC‐1, At‐DNCC‐33  35.1  +  Christ et al. 2013; Süssenbacher et al. 2015 
DNCC_632‐1  co  2co  633.2910  633.2919  C34H40N4O8  H  H  C4‐HM  4.4  At‐4HM‐DNCC‐41  35.5  +  Süssenbacher et al. 2015 
DNCC_632‐2  co  15co  633.2907  633.2919  C34H40N4O8  H  H  C2‐HM  4.6  At‐2HM‐iso‐DNCC‐42  35.5  +  Süssenbacher et al. 2015 
DNCC_632‐3  me  7me  633.2913  633.2919  C34H40N4O8  OH  CH3  H  4.2  At‐mes16‐DNCC‐38  35.5  +  Süssenbacher et al. 2014 
DNCC_646‐1  me  8me  647.3071  647.3075  C35H42N4O8  H  CH3  C4‐HM  5.2  At‐mes16‐9HM‐DNCC‐44  35.9  +  Süssenbacher et al. 2014 
DNCC_646‐2  me  16me  647.3068  647.3075  C35H42N4O8  H  CH3  C2‐HM  5.4  At‐mes16‐7HM‐iso‐DNCC‐46  35.9  +  Süssenbacher et al. 2014 
DNCC_780  co  13co  781.3293  781.3291  C39H48N4O13 OGlc  H  H  2.1  ‐  39.4  ‐  This work 
DNCC_794  me  14me  795.3459  795.3447  C40H50N4O13 OGlc  CH3  H  2.9  ‐  39.7  ‐  This work 
NCC_614  co,cy  5cy  615.2808  615.2813  C34H38N4O7  H  H  H  6.4  At‐NCC‐5  35.0  +  Pruzinska et al. 2005 
NCC_628  me,cm  12cm  629.2981  629.2970  C35H40N4O7  H  CH3  H  7.6  mes16‐FCC‐3(8)  35.4  +  Christ et al. 2012 
NCC_630  co,cy  4cy  631.2753  631.2762  C34H38N4O8  OH(7)  H  H  4.5  At‐NCC‐2/At‐NCC‐3(7)  35.4  +  Pružinská et al. 2005 
NCC_644  me,cy,cm  11cm  645.2913  645.2919  C35H40N4O8  OH  CH3  H  5.3  mes16‐FCC‐2(8)  35.8  +  Christ et al. 2012 
NCC_792  co,cy  6cy  793.3281  793.3291  C40H48N4O13 OGlc  H  H  2.6  At‐NCC‐1  39.7  +  Pružinská et al. 2005 




















































































Figure 1. The PAO/phyllobilin pathway of chlorophyll breakdown in Arabidopsis. Chlorophyll is 
converted to primary FCC, which aŌer export from the chloroplast is modified at diﬀerent sites as 
shown. These modificaƟons give rise to a variety of fluorescent phyllobilins (DFCCs and FCCs) that aŌer 
import into the vacuole are isomerized to respecƟve DNCCs and NCCs. R1-R3 indicate phyllobilin modifi-
caƟons according to Table 1. In primary FCC, pyrrole rings (A-D) and relevant atoms are labeled. The 
types of modificaƟons and the known enzymes catalyzing them are shown. QuesƟon marks indicate 
that enzymes responsible for respecƟve modificaƟons are unknown. DFCC, dioxobilin-type fluorescent 
chlorophyll catabolite; DNCC, dioxobilin-type nonfluorescent chlorophyll catabolite; ER, endoplasmic 
reƟculum; FCC, formyloxobilin-type fluorescent chlorophyll catabolite; NCC, formyloxobilin-type 
nonfluorescent chlorophyll catabolite.
Figure 2














Col-0, senescent leaf, UV (254)
Col-0, senescent leaf, EIC [M+H]+; m/z [603.2817; 619.2762; 633.2919;


























Figure 2. Fast LC separaƟon and MS(/MS) idenƟficaƟon of phyllobilins from Arabidopsis wild-type 
(Col-0). (a) Base peak chromatogram (BPC) of a green leaf extract. (b-d) Analysis of catabolites from 
senescent Col-0 leaves, comparing UV absorpƟon at 254 nm (b), BPC (c) and extracted ion chromato-
grams (EICs) of all detected phyllobilins (d). Note that phyllobilins specifically accumulate in senescent 
leaf samples. For MS and MS/MS spectral details of the phyllobilins, see Table 1, Table S1 and Figure S1. 






























































































Figure 3. MS and MS/MS spectra of Arabidopsis Col-0 phyllobilins. Selected MS (top) and MS/MS 
(boƩom) spectra of a known (a, DNCC_618) and a novel (b, DNCC_780) phyllobilin are shown. For the 
MS and MS/MS spectra of all 16 phyllobilins idenƟfied in this work, see Figure S1. ConsƟtuƟonal formu-








2 3 4 5 6 7 Time [min]
mes16-1, EIC [M+H]+; m/z [617.2966; 633.2913; 647.3027;


















cyp89a9-1, BPC [M+H]+; m/z [50-1300]
cyp89a9-1/mes16-1, BPC [M+H]+; m/z [50-1300]
cyp89a9-1, EIC [M+H]+; m/z [615.2808; 631.2753;
645.2913; 793.3291; 807.3451]±0.005



































Figure 4. Base peak (BPCs) and extracted ion chromatograms (EICs) of senescent leaf extracts from 
Arabidopsis chlorophyll catabolic mutants. For MS and MS/MS spectral details of the idenƟfied phyllo-
bilins, see Table 1, Table S1 and Figure S1. In each chromatogram, only the major phyllobilin isomers 



































































































Figure 5. Phyllobilin quanƟficaƟon. (a) A principle component analysis illustrates that metabolic profiles 
of senescent leaves of wild-type (Col-0) and diﬀerent chlorophyll catabolic mutants are disƟnct. (b-d) 
Comparison of UV/Vis- and MS ionizaƟon-based quanƟficaƟon of phyllobilins in Col-0 and single chloro-
phyll catabolic mutants. Data are mean+SD of four biological replicates.
Figure 6
Catabolite deformylation (C1) Catabolite demethylation (O84)


















































































































































































































spinach, senescent leaf, 
EIC [M+H]+; m/z [615.2828; 632.2763; 645.2924; 807.3445]±0.005
canola, senescent leaf, 
EIC [M+H]+; m/z [603.2824; 615.2820; 619.2761; 631.2760]±0.005
pear, fruit peel, 




























Figure 6. LC-MS analysis of phyllobilins in diﬀerent Arabidopsis ecotypes and other plant species. (a-d) 
The Arabidopsis phyllobilin MS library created with the data of this work was used to quanƟfy phyllobi-
lin modificaƟons across 18 Arabidopsis ecotypes. Data are mean+SD of four biological replicates. (e) 
IdenƟficaƟon of Arabidopsis-like phyllobilins in other plant species. Extracted ion chromatograms (EICs) 
of phyllobilins idenƟfied in respecƟve Ɵssues are shown. Note that several phyllobilins detected in 
canola and spinach have not been described before in these species. Note also that spinach and pear 
possess type-2 RCCRs, hence produce C16 isomers of the respecƟve phyllobilins in Arabidopsis or 
canola. This explains the shiŌed retenƟon Ɵmes of the spinach and pear phyllobilins as compared to 
canola and Arabidopsis (see also Figures 2 and 4).
